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RESUMO 
 
Nesse trabalho estudou-se a interação da enzima lactase em filmes de Langmuir e 
Langmuir-Blodgett (LB) do fosfolipídio ácido dimiristoilfosfatídico (DMPA). O fosfolipídio 
foi espalhado na interface ar-água formando monocamadas de Langmuir e a enzima foi 
inserida na subfase aquosa suporte da monocamada lipídica. A adsorção da enzima à 
monocamada foi estudada por isotermas de pressão superficial-área, isotermas de potencial de 
superfície-área, microscopia no ângulo de Brewster e por espectroscopia vibracional. A 
monocamada mista fosfolipídio + enzima foi transferida a suportes sólidos pela metodologia 
de LB e caracterizada por espectroscopia de luminescência, espectroscopia vibracional, 
microscopia de força atômica e nanogravimetria por microbalança a cristal de quartzo. A 
atividade enzimática da lactase imobilizada como filme LB foi avaliada frente à hidrólise da 
lactose a glicose e galactose foi avaliada com espetroscopia no UV-visível. Como conclusão, 
a enzima consegue ser inserida nos filmes lipídicos, mantendo parcialmente suas estruturas 
secundárias e alterando a morfologia dos filmes LB. A atividade catalítica pôde ser mantida 
em até 84 % da atividade em meio homogêneo, o que torna o sistema viável para futuras 
aplicações em biossensores de lactose.  
 
Palavras-chave: Filmes LB; lactase; biossensores; interface; monocamadas. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ABSTRACT 
 
In this work the interaction of the enzyme lactase in Langmuir and Langmuir-Blodgett 
(LB) films of the phospholipid dimyristoylphosphatidic acid (DMPA) was studied. The 
phospholipid was spread at the air-water interface forming Langmuir monolayers, and the 
enzyme was inserted into the aqueous subphase that supported the lipid monolayer. The 
adsorption of the enzyme to the monolayer was studied by surface pressure-area isotherms, 
surface potential-area isotherms, Brewster angle microscopy, and by vibrational spectroscopy. 
The mixed monolayers phospholipid + enzyme was transferred to solid supports by the LB  
methodology and characterized by luminescence spectroscopy, vibrational spectroscopy, 
atomic force microscopy and nanogravimmetry by quartz crystal microbalance. The 
enzymatic activity of the lactase immobilized as LB film was evaluated and compared to the 
hydrolysis of lactose to glucose and galactose using UV-visible spectroscopy. As conclusion, 
the enzyme can be inserted into the lipid films, maintaining partially its secondary structures, 
and altering the morphology of the LB films. The catalytic activity could be maintained up to 
84% of the activity in relation to the homogeneous medium, which makes the system feasible 
for future applications in lactose biosensors. 
Key words: LB films; lactase; biossensors; interface; monolayer. 
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1. Introdução  
1.1. Filmes de Langmuir 
 
Uma propriedade particular de moléculas orgânicas como lipídeos, fosfolipídeos ou 
glicolipídeos é se orientarem em uma interface ar/água entre a fase gasosa e líquida de modo a 
minimizar sua energia livre e formar uma monocamada insolúvel. 
Materiais típicos para a formação dessas monocamadas (chamadas de monocamadas de 
Langmuir, em homenagem ao cientista que estudou este tópico) são insolúveis e anfifílicos, 
ou seja, há uma região molecular hidrofílica e uma hidrofóbica na estrutura da molécula. A 
Figura 1 mostra um exemplo de uma molécula anfifílica, que consiste na estrutura do ácido 
esteárico, no qual é possível observar as porções polares e apolares da molécula e sua 
interação na interface ar/água. 
 
Figura 1 – a) Estrutura molecular do ácido esteárico; b) Esquematização que distingue a 
porção polar (vermelho) e a porção apolar (preto); c) esquematização da interação entre a 
molécula anfifílica e a interface ar/água para minimizar sua energia livre. Adaptado de [1] 
A técnica de Langmuir é baseada no espalhamento de substâncias anfifílicas em 
interfaces ar/água. Tais substâncias são usualmente insolúveis em água e constituídas por 
longas cadeias alquílicas que compõe a porção apolar da molécula e uma porção polar, que 
por ter interações do tipo dipolo permanente-dipolo permanente que são atrativas com a água, 
tendem a orientar-se na interface conforme a Figura 1 (c) para minimizar sua energia livre. 
Para a formação de monocamadas de Langmuir, comumente são empregados os ácidos graxos 
e os fosfolipídeos de cadeia longa, que são diluídos em solventes orgânicos (clorofórmio ou n-
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hexano, por exemplo). Alíquotas microlítricas são tomadas dessas soluções por uso de uma 
microsseringa e dispensadas gota a gota sobre uma solução aquosa contida num 
compartimento revestido internamente por um material hidrofóbico (usualmente teflon), em 
um compartimento conhecido como cuba de Langmuir [2]. Um esquema de cuba de 
Langmuir pode ser encontrado na Figura 2.  
 
Figura 2 – Esquema de uma cuba de Langmuir. Adaptado de [2] 
 
Quando gotas de uma solução diluída de molécula anfifílica em solvente volátil e 
imiscível em água são espalhadas em uma superfície de água pura, a solução rapidamente se 
espalha sobre toda a área disponível. Após a evaporação do solvente, o filme interfacial é 
formado, sendo constituído de uma camada monomolecular. As moléculas desse filme se 
orientarão de tal forma que as porções polares estarão voltadas para a fase aquosa e as porções 
apolares voltadas para o ar. Geralmente, a quantidade espalhada de moléculas anfifílicas é 
baixa o suficiente para que as moléculas estejam afastadas o suficiente para exercerem forças 
intermoleculares negligenciáveis umas sobre as outras. 
Neste estudo, a molécula anfifílica utilizada foi o ácido dimiristoil fosfatídico (DMPA), 
cuja estrutura está demonstrada na Figura 3, em forma de sal de sódio. Este fosfolipídio 
simples já foi empregado com sucesso na imobilização de enzimas na forma de filmes de 
Langmuir-Blodgett [3] e pode ser depositado na forma de uma ou mais camadas em um 
substrato sólido [4]. 
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Figura 3 – Estrutura do ácido dimiristoil fosfatídico (DMPA). Adaptado de [1]  
 
1.2. A tensão superficial em filmes de Langmuir 
 
A superfície de um líquido apresenta excesso de energia livre devido à diferença de 
ambiente químico entre as moléculas superficiais e aquelas no bulk (porção mais interna do 
líquido, não superficial). No líquido, as moléculas apresentam certo grau de atração umas com 
as outras. O grau dessa atração, também chamado coesão, é dependente das propriedades da 
substância. Por exemplo, na água, as ligações de hidrogênio tendem a configurar redes bem 
definidas e as interações moleculares no bulk são equilibradas por uma força igualmente 
atrativa em todas as direções.  
Na interface, a molécula é rodeada por menos moléculas do que as do bulk e o 
equilíbrio de forças se desfaz. Estas moléculas superficiais sofrem um desbalanço de forças 
devido ao desequilíbrio de atrações moleculares e, portanto, uma molécula na interface 
apresenta uma maior atração direcionada para o líquido do que para a fase gasosa. O resultado 
dessa atração será, portanto uma rede de forças atrativas direcionadas para o bulk e a interface 
ar/água irá espontaneamente minimizar sua área e contrair. 
As moléculas superficiais sofrem um desequilíbrio de forças devido a um desequilíbrio 
de atrações moleculares e uma molécula na interface ar/água apresenta uma maior atração 
para dentro do líquido do que para a fase gasosa. A Figura 4 esquematiza esse fenômeno; é 
possível observar que a resultante dos vetores das moléculas da interface irá ser direcionada 
para o bulk, enquanto que para as moléculas do bulk a resultante tende a ser nula. 
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Figura 4 - Esquematização do desbalanço de forças entre a interface e o bulk do líquido. As 
esferas amarelas representam a molécula, as setas pretas representam os vetores de forças 
intermoleculares atrativas. Adaptado de [5]. 
Sob estas condições, o trabalho realizado para aumentar a superfície de um líquido é 
contrário a estas forças atrativas e, consequentemente, gera um aumento de energia livre do 
sistema. A força atuante na superfície molecular é a tensão superficial (γ), definida conforme 
a Equação 1, onde F e G são, respectivamente, as energias livres de Helmholtz e Gibbs; S é a 
área superficial; T é a temperatra, V é o volume, P é a pressão e ni é a quantidade molar do 
componenete.  
γ = (
∂F
∂S
)
𝑇,𝑉,𝑛𝑖
= (
∂G
∂S
)
𝑇,𝑃,𝑛𝑖
 Equação 1 
 
Na Figura 5 é possível observar a tensão superficial na interface ar/água e como ela 
aumenta mais próximo à superfície em comparação com o bulk, bem como a rede de forças 
entre as moléculas superficiais.  
 
Figura 5 – Tensão superficial na interface ar/líquido. Adaptado de [6] 
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A unidade mais comum para expressar a tensão superficial é o mN/m, uma vez que 
energia é comumente expressa em [J] = [N.m] e a área superficial em [m²]. Assim sendo, a 
tensão superficial pode também ser definida em termos da força por unidade de comprimento 
representativa de uma energia de coesão presente na interface. A tensão superficial permanece 
constante com temperatura constante, mas diminui com o aumento da temperatura, uma vez 
que o aumento da temperatura aumenta a agitação molecular e dificulta as interações atrativas 
entre as moléculas do líquido. 
Líquidos polares, como a água, apresentam fortes interações intermoleculares e portanto 
altas tensões superficiais. A tensão superficial da água é de 72,8 mN/m a 20ºC e pressão 
atmosférica, um valor alto comparado com a maioria dos outros líquidos, o que torna a água 
uma boa subfase para estudos com monocamadas. 
Quando um surfactante (molécula anfifílica) é espalhado na superfície do líquido, 
forma-se espontaneamente uma monocamada que irá afetar a tensão superficial. A tensão 
superficial pode ser vista como uma pressão negativa devido às interações atrativas das 
moléculas de água da interface que serão suavizadas pelo acúmulo de moléculas anfifílicas na 
interface. A presença de um filme monomolecular na superfície líquida irá, invariavelmente, 
resultar em uma redução da energia livre do sistema devido à formação de interações entre os 
grupos hidrofílicos polares e as moléculas de água da interface, assim reduzindo a tensão 
superficial. O efeito resultante da redução da tensão superficial é uma expansão da interface 
ar/água na presença do surfactante.  
Uma vez que a área da superfície disponível para o filme interfacial é grande e a 
quantidade de surfactante é suficientemente baixa para limitar as interações entre moléculas 
anfifílicas adjacentes, a monocamada apresenta um efeito mínimo na tensão superficial do 
líquido. Entretanto, se a área superficial disponível para a monocamada for reduzida por um 
sistema de compressão composto por barreiras móveis, a distância intermolecular diminui, 
bem como a tensão superficial. As moléculas anfifílicas (principalmente suas cadeias 
carbônicas apolares) passam a interagir e exercer efeito repulsivo mútuo. A força exercida 
pelo filme por unidade de comprimento, correspondente a um análogo bidimensional da 
pressão, é chamado pressão superficial (π), conforme a   Equação 2, na qual 𝛾0 é a 
tensão superficial do líquido puro e 𝛾 é a tensão superficial na presença do filme. [6] 
𝜋 =  𝛾0 − 𝛾    Equação 2 
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A pressão de superfície é a propriedade que é mais frequentemente empregada para 
caracterizar monocamadas de Langmuir e é usualmente medida por uma placa feita com um 
material hidrofílico interceptando a interface ar/água e conectado a uma balança. Tal placa é 
conhecida como placa de Wilhelmy [2]. 
O método da placa de Wilhelmy consiste na medida absoluta da força devida a tensão 
de superfície em uma placa, usualmente feita de platina ou papel de filtro, parcialmente 
imersa na subfase. A medida é inicialmente realizada na subfase aquosa pura e em seguida na 
subfase com presença da monocamada. A variação referente à alteração na tensão superficial 
é então convertida na pressão superficial utilizando-se as dimensões da placa.  
As forças atuantes na placa consistem naquelas para baixo (peso e tensão superficial) e 
naquelas para cima (empuxo devido ao deslocamento da água). Para uma placa retangular de 
dimensões L, w e t, feita de material com densidade ρp, imersa a uma profundidade h em um 
líquido de densidade ρL, as forças para baixo na ausência da monocamada (F0) e na presença 
da monocamada (Fm) são as descritas, respectivamente pelas Equação 3 e Equação 4. A 
Figura 6 auxilia na visualização do esquema proposto para o método da placa de Wilhelmy. 
 
Figura 6 – Princípio do método da placa de Wilhelmy. Adaptado de [6]. 
 
𝐹0 = ρp. g. L. w. t + 2. 𝛾0. (𝑡 + 𝑤). cos 𝛳0 − ρL. g. t. w. h  Equação 3 
 
𝐹𝑚 = ρp. g. L. w. t + 2. 𝛾. (𝑡 + 𝑤). cos 𝛳𝑚 − ρL. g. t. w. h  Equação 4 
 
A medida da alteração na força exercida pela presença da monocamada na placa está 
relacionada com a mudança na tensão superficial pela equação abaixo: 
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∆𝐹 = 𝐹𝑚 − 𝐹0 =  2. (𝑡 + 𝑤). (𝛾. cos 𝛳𝑚 − 𝛾0. cos 𝛳0)       Equação 5 
 
Se a placa estiver totalmente umedecida pela subfase (que foi o caso deste estudo, no 
qual se utilizou papel de filtro), fazendo-se com que 𝛳0 =  𝛳𝑚 = 0, portanto 𝑐𝑜𝑠𝛳0 =
 𝑐𝑜𝑠𝛳𝑚 = 1;  considerando t<<w, temos: 
∆𝐹 =  2. 𝑤. (𝛾 −𝛾0) = 2. 𝑤. ∆𝛾    Equação 6 
 
Compilando a Equação 6 com a   Equação 2, temos 
 
𝜋 =  −∆𝛾 =  −
∆𝐹
2.𝑤
      Equação 7 [6]  
 
1.3. Isotermas de pressão de superfície-área (π –A) 
 
A isoterma de pressão superficial (π)-Área(A) é uma curva da mudança na pressão 
superficial em função da área disponível para cada molécula na superfície da subfase aquosa. 
Esta isoterma é o indicador mais comum da formação da monocamada e das propriedades do 
material anfifílico. É obtida em temperatura constante em condições de quase-equilíbrio, por 
meio de compressões contínuas da monocamada enquanto a pressão superficial é monitorada 
[6]. 
Na Figura 7 há um esquema de como o experimento é realizado. Após as moléculas 
anfifílicas serem espalhadas na interface, as barreiras se comprimem diminuindo a área 
disponível, enquanto a eletrobalança com sensor de Wilhelmy mede continuamente a pressão 
superficial.  
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Figura 7- Esquema de obtenção da Isoterma de pressão de superfície-área (π –A) na 
Cuba de Langmuir. 1- Reservatório de água; 2 – barreiras móveis (as setas indicam o sentido 
da compressão das barreiras); 3 – Eletrobalança com sensor de Wilhelmy. Adaptado de [1]. 
 
A Figura 8 mostra uma representação de curva obtida com esse experimento para um 
fosfolipídio (não representa os dados observados para uma molécula especificamente, mas 
sim uma visão geral sobre o comportamento dessa classe de surfactante).  
Em um experimento típico, a quantidade de surfactante inicialmente espalhada é 
suficientemente baixa para que as moléculas estejam suficientemente separadas umas das 
outras na superfície da água. Sob essas condições, as moléculas exercem apenas pequenas 
forças uma sobre as outras e a monocamada resultante pode ser considerada como um gás 
bidimensional devido às grandes separações entre as moléculas. No estado gasoso, a 
monocamada afeta muito pouco a energia livre da subfase aquosa. Assim, a tensão superficial 
do líquido permanece inalterada e a pressão superficial é muito baixa (<1 mN/m).  
Quando a área disponível da monocamada é reduzida pela compressão das barreiras 
móveis, a distância intermolecular e a tensão superficial diminuem, enquanto que as cadeias 
carbônicas começam a interagir e a pressão superficial a aumentar. Enquanto a monocamada é 
comprimida, as moléculas anfifílicas passam a se auto-organizarem e a monocamada sofrerá 
mudanças de fase análogas aos estados tridimensionais gasoso, líquido e sólido, para 
finalmente formar uma monocamada perfeitamente ordenada na superfície do líquido. 
Durante esse processo, as porções hidrofóbica e hidrofílica da molécula garantem que as 
moléculas estarão alinhadas da mesma maneira.  
Os diferentes estados de agregação da monocamada são dependentes tanto das forças de 
van der Waals entre as cadeias carbônicas (que são responsáveis pela coesão do filme) e das 
forças atrativas e repulsivas das porções hidrofílicas. 
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Devido às moléculas formadoras do filme serem insolúveis, o número total de 
moléculas permanece inalterado durante a compressão. A área por molécula, que representa a 
área média disponível para cada molécula, é geralmente calculada dividindo a área do filme 
(referente à posição das barreiras durante a compressão) pelo número total de moléculas 
espalhadas na superfície. 
 
Figura 8 – Isoterma de pressão superficial – Área esquemática para fosfolipídeo. 
Adaptado de [6]. 
 
Em situação de grande área por molécula, a monocamada existe no estado gasoso, as 
interações moleculares são pequenas, as cadeias hidrofóbicas estão distribuídas próximas da 
interface e apresentam um alto grau de liberdade. Esta fase é obtida geralmente em pressões 
superficiais abaixo de 0,5 mN/m. À medida que a fase gasosa é comprimida, as cadeias 
carbônicas passam a levantar e ocorre uma transição do estado “gasoso” para o “líquido”. 
Usualmente, isso é acompanhado por uma região de platô da isoterma que ocorre em 
pressões abaixo de 1mN/m devido às fracas interações entre as cadeias carbônicas. Com a 
área superficial da monocamada sendo mais reduzida, o estado líquido chamado “líquido-
expandido” (LE) é formado. Na fase LE, a monocamada torna-se coerente, mas as moléculas 
ainda possuem graus de liberdade. As cadeias carbônicas nesses filmes estão orientadas 
aleatoriamente. Sob maior compressão, uma outra transição ocorre: do estado LE para 
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líquido-condensado (LC); tal transição é caracterizada por uma região de pressão superficial 
constante [6]. 
Regiões com pressão superficial constante (patamares ou platôs), mesmo com constante 
redução da área disponível por molécula são atribuídos às transições de fase. A pressão 
máxima atingida numa compressão é conhecida como pressão de colapso. No colapso, a 
estrutura da monocamada é desfeita e bi ou policamadas começam a ser formadas de forma 
desorganizada [2]. 
De modo geral, as isotermas π –A fornecem informações sobre a estabilidade da 
monocamada na interface ar/água, sobre a reorientação das moléculas em um sistema 
bidimensional e sobre a existência de transição de fase e transformação conformacional [6].  
Outra forma de verificar a estabilidade da monocamada consiste no ciclo dinâmico π –
A, também chamado experimentos de histerese. Neste experimento, a monocamada é 
sucessivamente comprimida até uma pressão superficial fixa e então descomprimida até o 
estado original. Alguns fenômenos de histerese são normalmente observados no primeiro 
ciclo de compressão/descompressão, mesmo para monocamadas estáveis. São atribuídos, 
principalmente, à uma diferença nos processos agregação (organização das moléculas durante 
a compressão) e relaxamento (desorganização das moléculas durante a descompressão), 
devido ao não retorno ao estado original após a descompressão. Para monocamadas pouco 
estáveis, uma mudança contínua para áreas moleculares médias mais baixas é observada em 
isotermas consecutivas. Isso pode ser atribuído à perda das moléculas que formam o filme 
para o bulk, em um processo de dissolução da monocamada, ou então a sobreposição de 
camadas, formando estruturas multicamadas (colapso) [6]. 
 
1.4. Isotermas de potencial de superfície-área (ΔV-A) 
 
O potencial de superfície de uma monocamada é definido como a diferença de potencial 
entre a superfície coberta pela monocamada e a superfície pura. Geralmente, esse potencial se 
deve à porção hidrofílica da molécula anfifílica, que é um dipolo ou um grupo ionizado, 
portanto há um momento de dipolo que pode modificar substancialmente as propriedades 
elétricas da interface [7]. 
Na interface ar/água, há uma diferença de potencial (ΔV1) provocada pela orientação 
preferencial das moléculas de água interfaciais, de tal forma que o oxigênio esteja voltado em 
direção ao ar. A presença de um tensoativo criará uma nova diferença de potencial (ΔV2) 
entre a interface e a subfase. A diferença ΔV2- ΔV1é conhecida como potencial de superfície, 
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ΔV, que pode ser relacionado com os momentos dipolares das moléculas presentes na 
interface, sendo expresso como [8]: 
∆𝑉 =  𝜇. (𝐴. 𝜀0. 𝜀𝑟)
−1  Equação 8 
 
Nesta equação, A é a área disponível por molécula, 𝜀0é a permissividade elétrica no 
vácuo, 𝜀𝑟 é a permissividade relativa do meio, 𝜇 é a projeção, na reta normal à interface, do 
momento dipolar das moléculas presentes na superfície. O resultado obtido é devido não 
apenas à molécula anfifílica constituinte da monocamada, mas também às moléculas de água 
próximas à interface. Se a monocamada for ionizada, devemos somar o potencial (, expresso 
pela teoria de Gouy-Chapman) à contribuição do momento de dipolo. [2] 
Uma outra forma de descrever esse fenômeno é utilizando a análise de Demchak e Fort 
[9], conforme equaçãos: 
𝜇┴ = 𝜇1 + 𝜇2 + 𝜇3   Equação 9 
 
Em que 𝜇┴ é o componente vertical do momento de dipolo do filme, 𝜇1, 𝜇2 𝑒 𝜇3 são, 
respectivamente, as contribuições das moléculas do substrato; dos dipolos terminais (na água) 
do filme; dos dipolos terminais (fora da água) do filme. A Figura 9 ilustra o que é cada uma 
dessas contribuições. 
 
Figura 9 – Representação das contribuições dos dipolos das moléculas do substrato e do 
filme para a componente vertical do momento de dipolo total. Adaptado de [1]. 
 
Os dois métodos mais usuais para a medida do potencial de superfície são o de eletrodo 
ionizante e de placa vibrante; em ambos o potenciômetro é normalmente incluso no circuito e 
ajustado até ser obtido um equilíbrio elétrico. No primeiro método, um eletrodo carregando 
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uma fonte de partículas α é posicionado alguns milímetros acima da superfície do filme, 
mantendo o contato elétrico com a superfície por meio de ionização do ar. Um eletrodo de 
referência faz contato elétrico com a subfase, geralmente através de ponte salina. O segundo 
método (utilizado neste trabalho), consiste em posicionar uma placa vibrante acima da 
superfície, que gera um capacitor elétrico com a superfície e as mudanças de capacitância 
resultantes da vibração vertical geram a corrente elétrica [7].  
As mudanças no potencial de superfície são medidas detectando-se a diferença de 
potencial entre a placa vibrante que está posicionada acima da monocamada e o contra 
eletrodo que está imerso na subfase abaixo da monocamada (no fundo da cuba de Langmuir). 
O contra eletrodo é colocado na subfase com o braço que se projeta pela superfície da subfase 
e está conectado por um cabo com o dispositivo de medição [10]. A Figura 10 esquematiza o 
processo de medição da diferença de potencial. 
 
Figura 10 – Esquematização do processo de medição de ∆𝑉. Adaptado de [10]. 
Para se obter a curva ΔV-A, mede-se o potencial ao mesmo tempo em que as barreiras 
móveis se comprimem, diminuindo a área média por molécula e assim aumentando a pressão 
superficial. É possível, assim, investigar sobre a reorganização dos dipolos na monocamada 
durante a compressão [11]. 
 
1.5. Espectroscopia de reflexão-absorção na região do infravermelho com 
modulação da polarização (PM-IRRAS) 
 
Para absorver a radiação infravermelho, uma molécula deve sofrer variação no 
momento de dipolo (magnitude da diferença de carga e pela distância entre os dois centros de 
carga) durante seu movimento rotacional ou vibracional. Apenas sob estas circunstâncias o 
campo elétrico alternado da radiação pode interagir com a molécula e causar variação na 
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amplitude de um de seus movimentos. Se a frequência da radiação é igual a uma frequência 
de vibração natural da molécula ocorre absorção de radiação, causando uma variação na 
amplitude da vibração molecular.  
Os níveis de energia vibracionais são quantizados e para a maioria das moléculas, as 
diferenças de energia entre os estados quânticos correspondem à região do infravermelho 
médio (4000 a 200 cm -1). É interessante observar que para gases o espectro infravermelho 
geralmente consiste de uma série de linhas muito próximas, pois existem vários níveis de 
energia rotacionais para cada nível vibracional; já para líquidos e sólidos, a rotação causada 
pela radiação infravermelho é fortemente reduzida e as linhas rotacionais vibracionais 
discretas desaparecem, aparecendo apenas bandas vibracionais um pouco alargadas [12]. 
A técnica espectroscopia de reflexão-absorção na região do infravermelho com 
modulação da polarização (do inglês Polarization Modulation Infrared Reflectance 
Absorption Spectroscopy, abreviado como PM-IRRAS) é sensível a interfaces e pode ser 
aplicada tanto para a filmes sólidos depositados em substratos quanto a monocamada na 
interface ar/água. Por meio dessa análise, obtém-se o espectro vibracional em poucos minutos 
e pode-se inferir sobre a estrutura molecular e obter informações sobre a orientação dos 
materiais constituintes do filme. A técnica é, portanto, adequada por exemplo, ao estudo de 
interações lipídeo/proteína. Exemplos de informações que podem ser obtidas utilizando-se 
essa técnica são a conformação da cadeia carbônica em lipídios e a estrutura secundária de 
proteínas [13]. 
O PM-IRRAS combina a espectroscopia de reflexão no infravermelho por transformada 
de Fourier com modulação de polarização rápida do feixe incidente (idealmente entre os 
estados lineares p e s) e dois canais eletrônicos de processamento do sinal detectado, obtendo-
se a refletividade diferencial, expressa na Equação 10, onde Rp e Rs são, respectivamente, as 
refletividades polarizadas da amostra na direção perpendicular e paralela ao plano de 
incidência. [14] Este sinal, devido à polarização, já desconsidera as situações que são 
independentes da polarização s e p (isotrópicas), como por exemplo a absorção referente ao 
vapor de água e CO2 presente no ar, bem como da subfase aquosa. 
 
∆𝑅
𝑅
=
𝑅𝑝−𝑅𝑠
𝑅𝑝+𝑅𝑠
   Equação 10 
 
Na  
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Tabela 1 pode-se encontrar valores de referência para alguns modos de infravermelho 
usados para interpretação de PM-IRRAS e que foram utilizados para analisar os resultados 
obtidos por esta técnica neste trabalho. 
 
Tabela 1 – Modos no infravermelho e seus respectivos número de onda 
Modo no Infravermelho Número de onda (cm-1) 
Dobramento angular CH2 1462-1479 [13] 
Dobramento angular H2O 1500-1750 [15] 
Estiramento CH2 simétrico 2849-2854 [13] 
Estiramento CH2 antissimétrico 2916-2924 [13] 
Estiramento carbonila em ácido graxo (C=O) 1690-1740 [13] 
Estiramento Amida II 1520-1560 [13] 
β-folha antiparalela 1630-1680 [16] 
 
A Figura 11 ilustra um esquema do experimento de PM-IRRAS. O feixe de radiação IV 
pode ser diretamente incidido na superfície da água ou nas camadas depositadas em um 
substrato sólido, em diversos ângulos de incidência na presença de um polarizador [2]. A 
radiação incidente irá, então, interagir com o ar, com a monocamada e com a subfase. Parte 
desta radiação é absorvida, parte é refletida (e parte se perde). O detector irá então receber os 
feixes de radiação refletidos.  
 
Figura 11 - a) Esquema para a técnica PM-IRRAS na interface ar/água; b) Esquema 
para a técnica PM-IRRAS com as camadas depositadas em substrato sólido. Adaptado de [2]. 
 
 
 
 
 
27 
 
1.6. Microscopia no ângulo de Brewster (BAM) 
 
A refletividade (definida como a fração da intensidade refletida pela intensidade 
incidente) em uma interface entre dois meios não absorventes e isotrópicos com índice de 
refração n1 e n2 depende da polarização do feixe de luz incidente e do ângulo de incidência α. 
Quando luz polarizada incide em uma interface perfeita de dois meios (n1 >n2), nenhuma luz 
visível é refletida se α for o ângulo de Brewster. O ângulo de Brewster é definido pela 
Equação 11 [17]. A Figura 12 esquematiza este conceito. 
 
 
Figura 12 –Princípio físico da microscopia no ângulo de Brewster. Quando a luz 
polarizada incide em uma interface com meios com dois índices de refração, nenhuma luz 
visível é refletida se α for o ângulo de Brewster. Adaptado de  [17]. 
 
tan 𝛼 =
𝑛2
𝑛1
   Equação 11 
 
Se uma camada de moléculas anfifílicas for introduzida na interface ar/água para formar 
uma nova interface n1/nfilme , 𝛼 não corresponderá mais ao ângulo de Brewster para esta 
interface. Sob estas condições, a luz passa a ser refletida e poderá ser observada com um 
microscópio situado no ângulo de Brewster. Isto permite uma visualização do aspecto lateral 
da camada superficial. A Figura 13 ilustra este fenômeno. 
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Figura 13 – A introdução de um filme fino na interface n1/n2. Α deixa de ser o ângulo de 
Brewster e ocorre reflexão. Adaptado de [17]. 
 
A microscopia no ângulo de Brewster (do inglês Brewster Angle Microscopy, abreviado 
como BAM) é um método experimental simples para estudar monocamadas e revela 
informações sobre sua morfologia [18]. Para a luz polarizada no plano de incidência, há um 
ângulo chamado ângulo de Brewster para o qual não há refletividade para uma interface de 
Fresnel (uma interface sem rugosidade e cujo índice de refração varie abruptamente entre uma 
fase mais condensada e outra menos condensada). Para interfaces reais (como, por exemplo, 
um filme de Langmuir), entretanto, o índice de refração não varia tanto entre a fase mais 
condensada e outra menos, além disso o filme apresenta alguma rugosidade. Como 
consequência disso, a refletividade é mínima no ângulo de Brewster (que para a água é em 
torno de 54°) [2]. A refletividade da superfície de água pra é muito baixa (1,2.10-8); uma vez 
que exista uma monocamada de surfactante na superfície da água o índice de refração é 
geralmente diferente daquele da água ou do ar, o que altera bastante a refletividade [19]. 
A Figura 14 esquematiza a análise realizada utilizando os princípios de BAM. Uma 
forma de estudar a estabilidade do filme é realizar esta análise em diferentes pressões 
superficiais para verificar a formação de agregados e o colapso do filme. Esta técnica é, 
portanto uma excelente ferramenta para se estudar morfologias interfaciais, uma vez que 
proporciona diferentes contrastes dependentes não apenas dos estados de condensação de 
fases presentes na interface, mas também da espessura da monocamada formada [2]. 
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Figura 14 – Esquema para a técnica da Microscopia no ângulo de Brewster. Adaptado 
de [2] 
 
1.7. Filmes de Langmuir-Blodgett (LB) 
 
Irving Langmuir demonstrou em 1919 que um filme monomolecular poderia ser 
depositado em uma superfície sólida mergulhando-se essa superfície sólida (suporte sólido) 
em uma superfície de água coberta com o filme monomolecular e depois remover o substrato 
vagarosamente. Após a remoção ou evaporação da água, o filme permanecia no sólido e suas 
moléculas mantinham a orientação que elas tinham quando estavam na água. O ácido 
esteárico, por exemplo, pode ser depositado em camadas sucessivas em um substrato de vidro, 
sendo que as camadas de número ímpar apresentam os grupos -CH3 em sentido oposto ao 
vidro e as camadas de número par, com esses grupos voltados para o vidro [20].A técnica de 
transferência de monocamadas para suportes sólidos foi primeiramente introduzida por Irving 
Langmuir em 1919 e aperfeiçoada por Katherine Blodgett [21] [22]. 
Quando a pressão superficial é suficientemente alta para garantir coesão lateral no filme 
interfacial, a monocamada pode ser transferida da superfície da água para um substrato sólido, 
utilizando-se a técnica LB por meio de movimentos verticais. Dependendo da natureza do 
substrato, a primeira monocamada será transferida por imersão (ou seja, o substrato 
desenvolverá movimento para baixo) ou emersão (o substrato desenvolverá movimento para 
cima) através do filme interfacial. Se a superfície do substrato é hidrofóbica, a monocamada 
será transferida durante a imersão, quando as cadeias alquílicas hidrofóbicas interagem com o 
substrato. Para um substrato hidrofílico, este deve ser imerso na subfase antes da formação da 
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monocamada, uma vez que irá interagir com as porções polares das moléculas anfifílicas 
componentes do filme. Após as transferências da primeira monocamada, um substrato 
hidrofílico torna-se hidrofóbico e uma segunda monocamada será depositada na imersão. Por 
outro lado, um substrato hidrofóbico torna-se hidrofílico e a segunda monocamada será 
transferida durante a emersão. Subsequentemente, multicamadas serão construídas mediante 
sucessivas deposições de monocamadas. Este modo de deposição, chamado tipo-y, leva a um 
agrupamento de configuração cabeça-cabeça e cauda-cauda, que é o mais representativo do 
agrupamento lamelar em membranas biológicas (como, por exemplo a dupla camada de 
fosfolipídeos que constitui as membranas celulares). Embora esta seja a situação mais 
comumente encontrada, existem casos em que a monocamada é transferida apenas na imersão 
(tipo-X) ou na emersão (tipo-Z). O tipo de deposição é determinado, principalmente, pela 
molécula anfifílica e pela natureza do substrato (hidrofílico ou hidrofóbico) mas também é 
dependente das condições de mergulho do filme. Pressão superficial, velocidade de 
deposição, pH, temperatura e composição da subfase podem afetar o modo de deposição. 
Além disso, deposições mistas (tipos-XY) são observados em alguns casos e esse tipo de 
filme se refere às deposições nas quais monocamadas deixam o filme quando o substrato é 
imerso, mas parcialmente transferidas quando o substrato é emerso [6]. Na Figura 15 é 
possível observar um esboço de como o filme LB é produzido e os tipos de deposição. 
 
Figura 15-Deposição de Langmuir-Blodgett. Adaptado de [6]. 
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1.8.  Razão de transferência (TR) 
 
Ao se imobilizar uma monocamada de Langmuir a um suporte sólido na forma de 
filmes LB é necessário calcular a razão de transferência.  
Para realizar a deposição, a barreira móvel deve estar estacionária e a pressão de 
superfície deve estar constante. Uma vez que o suporte sólido começa a atravessar a 
monocamada, uma vez que haja transferência da monocamada para o suporte, a pressão 
superficial sofrerá um decréscimo devido à diminuição na quantidade do anfifílico na 
interface ar/água, pois o mesmo foi transferido para o suporte sólido. Para compensar essa 
diminuição na pressão superficial, as barreiras móveis devem comprimir mais a monocamada 
de forma a tentar fazer com que o valor da pressão superficial volte a ser o do início do 
procedimento. A variação da área delimitada pelas paredes da cuba de Langmuir e as barreiras 
móveis (ΔC) deve ser igual à área do suporte sólido que passou verticalmente pela 
monocamada em contato com ela (ΔS). 
Assim, a razão de transferência (do inglês Transfer Ratio, abreviado como TR) pode ser 
calculada como na Equação 12. 
 
𝑇𝑅 =
Δ𝑆
Δ𝐶
  Equação 12 
 
Considera-se que quanto mais próximo de 1 o valor de TR, mais próximo da idealidade 
foi a transferência, uma vez que a diminuição de área de monocamada foi efetivamente 
transferida para o suporte sólido. [2] 
 
1.9. Microbalança a cristal de quartzo (QCM) 
 
Sauerbrey [23] foi o primeiro a reconhecer a utilidade da tecnologia de microbalança a 
cristal de quartzo (do inglês Quartz Crystal Microbalance, abreviado como QCM) e 
demonstrar a natureza extremamente sensível destes dispositivos piezoelétricos. A 
piezoeletricidade é a capacidade de gerar um campo elétrico quando o cristal está sob tensão 
ou de mudar suas dimensões quando se aplica um campo elétrico. Os materiais piezoelétricos 
são utilizados em várias aplicações, como por exemplo, ultramicromanipuladores (controle de 
movimentos muito pequenos) [24]. 
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A equação de Sauerbrey - que relaciona a variação de massa por unidade de área da 
superfície do eletrodo com a mudança na frequência de oscilação do cristal – pode ser 
observada abaixo: 
∆𝑓 =  −𝐶𝑓. ∆m  Equação 13 
 
Nesta equação, Δf é a variação da frequência (Hz), Cf é uma constante associada ao 
material do substrato (Hz / µg; neste caso utilizou-se o valor sugerido no manual do 
equipamento de -56,6 Hz / µg) e Δm é a variação da massa (µg) [25]. 
Pode-se utilizar o cristal de quartzo para realizar deposições de filmes LB, de forma que 
seja possível obter-se a massa depositada por camada [26] [27], como também estimar a 
massa adsorvida de proteínas e outras macromoléculas a partir de solução, em filmes LB pré-
preparados [28]. A Figura 16 mostra a superfície de contato do cristal utilizado na análise 
QCM. 
 
Figura 16 – Superfície de contato do cristal utilizado na QCM. [25] 
 
1.10. Microscopia de força atômica (AFM) 
 
A microscopia de força atômica (do inglês Atomic Force Microscopy, abreviado como 
AFM) utiliza uma sonda afiada (também chamada de ponta) para escanear fisicamente a 
superfície da amostra e fornecer uma imagem das características topográficas com uma 
resolução em nanoescala [29]. 
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AFM, diferente de outras microscopias, não forma uma imagem ao focar luz ou elétrons 
em uma superfície, como um microscópio óptico ou eletrônico, mas “sente” a superfície com 
uma sonda afiada, construindo um mapa da altura da superfície amostral. A técnica necessita 
de pouca ou nenhuma preparação de amostra, a resolução fica por volta de 0,1 nm, o tempo 
para obter o resultado é de 2 a 5 minutos, obtém-se uma medida tridimensional e o custo 
relativo é baixo quando comparado com outras técnicas semelhantes, como a microscopia de 
varredura eletrônica e a microscopia de transmissão eletrônica. [30] 
Para entender o funcionamento de AFM, são necessários três conceitos fundamentais: 
transdutores piezoeléctricos; transdutores de força e controle de feedback. O transdutor 
piezoelétrico controla o movimento da ponta a medida que varre a superfície da amostra; o 
transdutor de força mede a força entre a ponta e a superfície (quando a ponta entra em contato 
com a superfície a voltagem aumenta) e o controle de feedback, que recebe o sinal do 
transdutor de força e, como feedback, guia o transdutor piezoelétrico de forma a manter 
constante a distância ponta-amostra e, assim, constante a força e entre a ponta e a amostra 
[30]. A Figura 17 ilustra essas componentes do AFM. 
 
Figura 17 – Controle de feedback esquemático; quando o sensor de força detecta 
mudança na altura da amostra, o elemento piezoeléctrico move-se para manter a mesma 
força/distância entre a ponta e a amostra. Adaptado de [30]. 
A ponta que varre a superfície da amostra está ligada a uma alavanca, na qual um feixe 
de laser estará incidindo. À medida que a alavanca se move (devido à variação de posição da 
ponta), ocorre um desvio da luz refletida. O desvio da luz incidente sobre a alavanca será 
dependente da topografia da amostra, esta que está relacionada à sua rugosidade [2], como 
ilustrado na Figura 18. 
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Figura 18 – Esquema para determinação da morfologia de uma amostra sólida por AFM 
[2]. 
 
1.11. Enzimas e filmes LB 
 
Enzimas, como compostos anfifílicos, podem apresentar atividade superficial na 
interface ar/água [31] [32], mas não formam monocamadas coerentes de Langmuir, uma vez 
que podem ser parcialmente solubilizadas na subfase aquosa. A imobilização de enzimas em 
filmes mistos lipídicos de Langmuir-Blodgett (LB) é uma metodologia bem estabelecida para 
preservar a estrutura de polipeptídeos no ambiente favorável fornecido pelos lipídios [33] 
[34]. Nos últimos anos, têm sido relatados vários exemplos de filmes LB contento enzimas 
imobilizadas em matrizes lipídicas, incluindo fosfatase alcalina [8], acetilcolinesterase [35], 
álcool deidrogenase [36], peroxidase de raiz forte [37], catalase [38] e outras [39] [40].  
A adsorção da proteína a partir da subfase no filme de Langmuir interfacial antes de 
transferir a monocamada mista proteo-lipídica para o suporte sólido é uma abordagem 
comumente usada para estudar a interação proteína-lipídeo [6]. Diversos filmes LB bioativos 
de proteína-lipídeo foram produzidos utilizando-se desta abordagem [41] [42] [43] e alguns 
foram estudados no que diz respeito a uma potencial aplicação em dispositivos biosensíveis 
[44] [45]. 
Uma forma de se obter estes filmes mistos é semelhante à produção de filmes LB com 
fosfolipídeos, entretanto, após o espalhamento da molécula anfílica na interface ar/água, é 
inserida na subfase (geralmente com uma microseringa) solução contendo a proteína em 
questão, esta que irá se espalhar na subfase e se misturar com a camada de fosfolipídeo para, 
em seguida, ser transferida para o suporte sólido [6], conforme ilustrado na Figura 19. 
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Neste trabalho, utilizou-se pressão superficial de 30 mN/m nas transferências de filmes 
para os suportes sólidos. Esta pressão superficial foi utilizada pois, além de garantir uma 
deposição homogênea devido ao estado de agregação do filme, é inspirada na pressão 
superficial das células que fica em torno deste valor [46]. Tem-se, então, um sistema 
bioinspirado. 
 
Figura 19 – Inserção da proteína na monocamada antes da deposição LB. Adaptado de 
[6]. 
O método de imobilização de biomoléculas é de particular relevância na nanotecnologia 
aplicada a biosensores, uma vez que sua atividade pode ser preservada por longos períodos e a 
técnica LB é útil nesse sentido. Esta técnica apresenta características interessantes, como o 
controle da espessura do filme e possível ajuste da arquitetura molecular, de modo a obter 
unidades de detecção específicas [47]. 
Neste trabalho, utilizou-se a lactase (também chamada β-galactosidase), uma enzima 
que catalisa a hidrólise da lactose em glicose e galactose, fazendo parte da secreção intestinal 
de mamíferos durante a ingestão de laticínios [48]. A Figura 20 representa o tetrâmero da β-
galactosidase obtida a partir da E. coli. 
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Figura 20 – Representação da β-galactosidase. O contato entre os dímeros 
vermelho/verde e azul/amarelo formam os sítios ativos [49]. 
O principal carboidrato no leite é o dissacarídeo lactose, sendo necessário que ocorra a 
hidrólise (no trato intestinal) para que os monossacarídeos galactose e glicose possam ser 
metabolizados e utilizados como fonte de energia. A atividade da lactase é alta e vital durante 
a infância, quando o leite é a principal fonte de nutrição. Na maioria dos mamíferos (e na 
maioria dos casos para os humanos), entretanto, a atividade da lactase diminui após a fase do 
desmame [50], que não pode ser alterada pela ingestão de leite. Estas pessoas adquirem o que 
se chama “deficiência de lactase primária adquirida” ou “lactase não persistente” ou “má 
absorção de lactose”. Cerca de 75% da população mundial apresenta má absorção de lactose 
e, nesses casos, a ingestão de doses grandes de lactose (por exemplo, 50 g da enzima - que 
equivale a beber 1 litro de leite) causa diarreia, inchaço, flatulência na maioria dos que 
apresentam má absorção de lactose [51]. 
Uma vez que se a quantidade de lactose ingerida excede a capacidade hidrolítica da 
lactase disponível, seja porque é uma dose muito grande ou por conta de um baixo teor de 
lactase disponível no intestino delgado, então uma porção dessa lactose ingerida permanece 
sem ser hidrolisada e é conduzida para o intestino grosso, onde pode gerar diarreia, inchaço 
abdominal, vómito e cólicas. Má absorção de lactose se refere à digestão incompleta da 
lactose, mas não especifica a causa ou o nível dos sintomas. Intolerância a lactose, por outro 
lado, se refere a experiência de sintomas após a ingestão de lactose, seja a presente no leite ou 
a enzima isolada. A deficiência de lactose é, tecnicamente, diferente de intolerância a lactose, 
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uma vez que os sintomas podem ocorrer ao sobrecarregar o sistema de lactose, mesmo quando 
não há deficiência da enzima lactase [52].  
Um indivíduo pode ser deficiente em lactase por, pelo menos, quatro razões: lactase não 
está presente na mucosa intestinal desde o nascimento e não será produzida; redução na 
lactase intestinal causada por uma patologia intestinal ou como resultado de uma cirurgia, 
podendo a condição ser permanente ou temporária; bebês prematuros (nascidos entre 26 e 34 
semanas) que não possuem atividade de lactase total; um decréscimo de atividade de lactase 
que começa em algum momento a partir de 2 anos de idade até a fase adulta, sendo que 
geralmente há atividade residual de lactase, suficiente para tolerar certas quantidades (este 
último caso é o mais comum, sendo que em algumas populações pode atingir até 90% ou mais 
das pessoas com mais de 5 anos de idade) [52]. 
A incapacidade dos seres humanos a digerir a lactose tem enormes consequências para a 
saúde, particularmente entre a população pobre, onde o leite é a fonte disponível de nutrição 
[53]. Portanto, torna-se importante a detecção de lactose em produtos lácteos e em outros 
fluidos biológicos. Existem vários métodos para estimar-se quantitativamente a lactose 
incluindo espectrofotometria na região do UV-vis, polarimetria, espectroscopia na região do 
infravermelho, titulação e cromatografia [54]. Estes métodos são demorados devido ao 
procedimento de preparação da amostra, incluindo extração da lactose e filtração. Assim, a 
imobilização dessa enzima em filmes ultrafinos é relevante uma vez que podemos dispor de 
um dispositivo capaz de mensurar a quantidade de lactose de maneira controlada utilizando 
um filme nanoestruturado, cuja arquitetura é organizada no nível molecular. Poucos trabalhos 
na literatura tentaram imobilizar essa enzima na forma de filmes ultrafinos [55] [56]. 
A pesquisa no sentido de desenvolver biosensores utilizando enzimas imobilizadas em 
filmes LB vai ao encontro do conceito da Química Verde [57], uma vez que este tipo de 
biosensor não gera resíduos perigosos ou tóxicos. O resíduo que é gerado em decorrência do 
preparo dos experimentos ocorre em baixíssima quantidade (ordem de ng) e a utilização de 
solventes é consideravelmente baixa (em específico clorofórmio para limpeza da 
instrumentação e para o preparo das soluções de fosfolipídeo). Os processos são conduzidos à 
pressão e temperatura ambiente (controle de temperatura próximo à temperatura ambiente), 
envolve a utilização de catalisadores (enzima), os produtos envolvidos são biodegradáveis. 
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1.12. Atividade Enzimática dos filmes LB 
 
Um substrato de ocorrência natural para a β-galactosidase é a lactose, sendo que os 
primeiros ensaios quantitativos a respeito desta enzima envolveram a determinação da glicose 
liberada pela hidrólise da lactose. Foi, entretanto, como um resultado da introdução do 
substrato cromogenico o-nitrofenil- β-D-galactosídeo (NPG) que a determinação de sua 
atividade tornou-se rápida e fácil. A β-galactosidase vem sendo investigada com mais 
frequência como uma hidrolase agindo em β-D-galactosídeos para produzir galactose na 
configuração. Foi demonstrado que durante a hidrólise da lactose, diversos trissacarídeos e 
digalactosídeos são formados e, a enzima deveria ser considerada uma transglicosidase que 
catalisa a transformação de um β-D-galactosídeo em um R’OH (podendo este ser água, 
glicose, lactose, galactose, por exemplo), conforme Figura 21 [58]. 
 
Figura 21 – Ação da β-galactosidase como transglicosidase. Adaptado de [58]. 
 
Para determinar a atividade enzimática dos filmes mistos produzidos com DMPA e 
lactase, utilizou-se técnica que consiste basicamente na reação de  o-nitrophenyl-β-D 
galactopyranoside (ONPG) catalisada pela lactase formando os produtos galactose e orto-
nitrofenol (ONP) [59].Comparou-se a enzima imobilizada em filmes de diferentes espessuras 
com a enzima pura em solução aquosa para se obter informações sobre o efeito de sua 
imobilização e da variação do número de camadas depositadas em sua atividade enzimática. 
O experimento é realizado em uma cubeta com incidência de radiação visível, pois o ONPG é 
incolor e o ONP é amarelo, logo, ao incidir radiação azul (450 nm), com o progresso da 
reação e consequente formação de ONP, maior será a absorção neste comprimento de onda.  
Dessa forma, analisaram-se parâmetros como o tempo de indução (tempo necessário 
para que começasse a aumentar a absorbância), a atividade enzimática (a variação da 
absorbância por minuto) a porcentagem em relação ao meio homogêneo (contendo apenas a 
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enzima lactase solubilizada) e a porcentagem de retenção de atividade após 20 dias, um 
parâmetro comparativo que tem como referência a atividade inicial. 
 
1.13. Espectroscopia de Fluorescência dos Filmes LB 
 
Uma ferramenta essencial em pesquisa bioquímica devido a sua robustez e alta 
sensibilidade, a espectroscopia de fluorescência utiliza de porções fluorescentes (fluoróforos) 
para a maioria das análises bioquímicas. Fluoróforos absorvem luz em um comprimento de 
onda específico, chamado de comprimento de onda de excitação (λEX) e após um breve 
intervalo (chamado de tempo de vida de fluorescência – τ) a energia é emitida em um 
comprimento de onda mais longo chamado de comprimento de onda de emissão (λEX). O 
triptofano é o aminoácido fluorescente mais abuntante nas proteínas, sendo que o seu grupo 
indol é considerado a fonte principal de absorbância na região do UV em aproximadamente 
280 nm e emissão em aproximadamente 350 nm. A Figura 22 representa a estrutura do 
triptofano com o grupo indol destacado. [60] 
 
Figura 22 – Estrutura do triptofano com destaque para o grupo indol. Adaptado de [60]. 
 
A fluorescência ocorre devido a que as transições eletrônicas se desviam um pouco das 
regras de seleção ideais. Para uma “molécula perfeita”, a absorção de um fóton excita a 
molécula de um estado inicial (podendo este ser, por exemplo, o estado fundamental) para um 
estado excitado, este que emite um fóton com a mesma energia, ou seja, mesmo comprimento 
de onda do fóton que o excitou e a molécula volta para o estado inicial. Esse tipo de 
fluorescência, na qual a radiação absorvida é reemitida sem mudança de frequência é 
conhecida como radiação ressonante ou fluorescência de ressonância e não é o caso que se 
observa no experimento em questão. A fluorescência é observada uma vez que, por exemplo, 
uma molécula de triptofano (ou outra molécula fluorófora) absorve um fóton e passa para um 
estado de mesma multiplicidade, ou seja, se inicialmente se encontrava no estado singleto, 
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passa para um outro estado singleto mais excitado.  Posteriormente, ocorre um relaxamento 
vibracional e, então, emite um fóton para voltar ao estado fundamental. Este fóton emitido 
sempre tem energia menor que o fóton absorvido, uma vez que parte da energia que excitou a 
molécula foi dispendida na forma de transição sem radiação. É por esta razão que, por 
exemplo, o triptofano absorve radiação UV de comprimento de onda 280 nm (maior energia e 
frequência) e emite com comprimento de onda 350 nm (menor energia e frequência) [61]. A 
Figura 23 esquematiza a fluorescência para o triptofano. 
 
 
Figura 23 - Diagrama de fluorescência; (a) Excitação do triptofano em 280 nm; (b) 
Relaxamentos vibracionais; (c)Emissão do triprofano em 350 nm. Adaptado de [60]. 
 
Para confirmar a incorporação da enzima nos filmes LB produzidos, esta técnica 
analítica foi aplicada. Consistiu, basicamente, na aplicação direta de radiação ultravioleta 
(UV) nos filmes mistos de DMPA e lactase depositados em quartzo, de forma a, além de 
garantir a presença da enzima imobilizada, observar a influência do número de camadas 
depositadas. O comprimento de onda de excitação foi de 280 nm. Outros estudos com filmes 
de LB também confirmaram a presença de enzimas utilizando espectroscopia de fluorescência 
[62] [63].  
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2. Objetivos  
 
2.1. Objetivos Gerais 
 
Nesse trabalho, pretendeu-se investigar a adsorção da enzima lactase em sistema 
bioinspirado, ou seja, inspirado em sistemas biológicos constituídos por membranas celulares. 
Para isso, utilizaram-se filmes de Langmuir e Langmuir-Blodgett do fosfolipídeo DMPA 
(ácido dimiristoilfofatídico) e assim pretendeu-se verificar a viabilidade do sistema 
fosfolipídio+enzima para a produção de futuros sensores de lactose baseados em filmes LB, 
para que tenham melhor seletividade e capacidade de conservação da atividade biológica da 
enzima. 
 
2.2. Objetivos específicos 
 
a) Verificar a capacidade de adsorção da lactase em monocamadas de Langmuir de 
DMPA e como isso afeta as propriedades termodinâmicas, elétricas e morfológicas 
do filme interfacial. 
b) Verificar se a lactase mantém sua conformação secundária ao adsorver às 
monocamadas lipídicas via espectroscopia no infravermelho. 
c) Averiguar a capacidade de transferência dos filmes interfaciais mistos 
(enzima+lipídio) a suportes sólidos pela técnica de LB. 
d) Verificar se as propriedades catalíticas da lactase imobilizada no filme LB. 
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3. Materiais e métodos 
 
3.1. Preparo das soluções de DMPA e Lactase 
 
Prepararam-se 5 mL de solução de concentração 0,72 mg/mL de ácido 
dimiristoilfosfatícido, DMPA, (Sigma; Lote #087K5211V) em clorofórmio (Synth; Lote 
185871). Para melhorar a solubilidade do DMPA no clorofórmio, foram adicionadas pequenas 
alíquotas (gotas) de metanol (Synth) à solução. O balão volumétrico utilizado para armazenar 
a solução de DMPA era fechado com sua tampa e enrolava-se veda rosca (Firlon; 18mm x 
25m) para evitar que vapores de clorofórmio ou metanol escapassem por suas frestas. A 
solução de DMPA era armazenada em um freezer após sua utilização nos experimentos para 
evitar evaporação de clorofórmio ou metanol por frestas. Antes de utilizar a solução de 
DMPA em qualquer ensaio, a solução era agitada em sonicador ultrassônico (Unique; 
UltraCleaner 1400A) por 2 minutos, para garantir a solubilização completa do DMPA no 
clorofórmio, pois devido ao armazenamento da solução ser no congelador, ocorria 
precipitação do DMPA. 
Prepararam-se 2 mL de solução 33,6 mg/mL de lactase (β-galactosidase from 
Aspergillus oryzae; Sigma-Aldrich Lote #SLBH5504V) em água purificada pelo sistema 
milli-Q® da Millipore (resistividade 18.2 MΩ.m) utilizando-se frasco ependorf. O frasco 
contendo a solução de enzima era armazenado em geladeira após sua utilização nos 
experimentos para melhorar sua conservação. 
 
3.2. Limpeza da cuba de Langmuir 
 
Antes de iniciar cada ensaio, a cuba de Langmuir (KSV-modelo Mini; revestimento 
inerte de teflon®, capacidade total 200-220 mL), conforme Figura 24, era limpa com papel 
(tipo lenço sem fiapos) embebido em água, secava-se e em seguida limpava-se com papel de 
mesmo tipo embebido em clorofórmio para evitar qualquer tipo de contaminação. Eram 
limpas dessa maneira as barreiras móveis e o revestimento de teflon®. 
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Figura 24 – Cuba de Langmuir utilizada no experimento. 
 
A balança de pressão superficial (π) consistia em tira de papel de filtro de 1 x 2 cm 
conectadas ao gancho da eletrobalança com sensor de Wilhelmy por um pequeno orifício, 
conforme Figura 25.  
 
Figura 25 – Papel de filtro constintuínte da balança de pressão superficial. 
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Adicionava-se água purificada pelo sistema Milli-Q® (pH 6,5, resistividade 18,2 
MΩ.cm, temperatura mantida em torno de 25 oC) à cuba para exceder seu volume de forma a 
se observar um menisco acima das bordas laterais do recipiente. Baixava-se lentamente o 
nível da eletrobalança com sensor de Wilhelmy até que o papel de filtro encostasse na 
superfície da água. Antes de qualquer tipo de medição, esperava-se até que o papel de filtro 
ficasse totalmente umedecido por capilaridade.  
A balança de pressão superficial (π) era então zerada e comprimia-se a interface ar-água 
utilizando-se de barreiras laterais móveis para verificar se havia impureza no sistema. Para 
isso a pressão superficial não deveria exceder 1 mN/m. Confirmada a limpeza da cuba, as 
barreiras eram novamente abertas para prosseguir o ensaio; caso contrário, a água era drenada 
utilizando-se a bomba de sucção e a cuba era limpa novamente, assim como o teste de 
limpeza era repetido. Antes do espalhamento do DMPA ou inserção da lactase, a 
microsseringa (Hamilton – Bonaduz, Schweiz; capacidade para 50 µL) utilizada, Figura 26, 
era preenchida e esvaziada com o solvente específico (água, no caso da lactase ou 
clorofórmio, para o DMPA), para evitar contaminações. 
 
 
Figura 26 – Microsseringa utilizada nos experimentos, com capacidade de 50 µL. 
 
3.3. Isotermas pressão superficial-área (π-A) para a solução de DMPA e para a 
solução de DMPA com lactase adsorvida 
 
O espalhamento da solução de DMPA na interface ar/água era realizado utilizando-se a 
microseringa, que coletava o volume desejado da solução para, em seguida, ser aproximada o 
mais próximo possível da interface e, lentamente, ir encostando gota a gota na interface, de 
forma que o espalhamento fosse o mais homogêneo possível. Após espalhar a solução de 
DMPA sobre a interface ar-água da cuba de Langmuir, com as barreiras abertas, esperavam-se 
10 minutos para que todo clorofórmio/metanol da solução evaporasse, antes de iniciar a 
compressão da superfícies com as barreiras móveis a uma velocidade de 10 mm/min. Foram 
feitos alguns experimentos sucessivos, cada um utilizando um volume de solução de DMPA. 
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Após cada experimento, a cuba era limpa e executava-se o outro. Obtiveram-se, então, 
isotermas de pressão superficial-área (π-A) para os volumes de 10, 20, 25 e 30 µL da solução, 
de forma a escolher um volume de solução para ser utilizado nos experimentos posteriores. 
  Escolhido o volume que proporcionasse melhor visualização da transição de fases, foi 
feita nova isoterma com a quantidade escolhida da solução de DMPA, adicionando-se 
volumes de solução de lactase. A solução de lactase era adicionada à subfase aquosa usando a 
microsseringa, que coletava o volume de interesse e, lentamente, era inserida através da 
interface na subfase aquosa para, vagarosamente, liberar o volume. Após adicionar a solução 
de enzima, esperavam-se 10 minutos antes de começar cada isoterma. Era feita a isoterma, 
abria-se a barreira e adicionava-se mais um incremento de volume de solução de enzima. 
Foram testados 5, 10, 15, 30, 50 e 80 µL. Determinou-se o volume de solução de lactase que 
melhor se adequou aos objetivos do experimento. 
 
3.4. Ciclos de compressão-descompressão 
 
Foram feitos ciclos de compressões e descompressões (correspondendo, 
respectivamente, a uma etapa de fechamento e uma de abertura das barreiras móveis) para a 
monocamada de DMPA e para o DMPA com solução de lactase adsorvida (referente aos 
volumes ideais escolhidos no experimento das isotermas) para avaliar possíveis efeitos de 
histereses. O ciclo correspondia a uma compressão-descompressão seguida de outra, ou seja, 
4 etapas, sendo que ao final as barreiras voltarias às posições iniciais. 
Ao longo de cada compressão e descompressão, acompanhavam-se a isotermas de 
pressão superficial-área (π-A), de modo a obter graficamente a representação da eventual 
variação que ocorria em cada ciclo. As velocidades de compressão e descompressão eram de 
10mm/min. 
 
3.5. PM-IRRAS para filmes de Langmuir 
 
Aplicou-se a técnica para as monocamadas de DMPA e para a de DMPA e lactase em 
diferentes pressões superficiais: 0, 15 e 30 mN/m. O espectro foi varrido de 800 a 4200 cm-1 a 
um ângulo de incidência de 80º em relação à normal e foram analisadas as regiões de 1400-
1800 cm-1 e 2800-3000 cm-1, por serem as regiões que poderiam apresentar informações 
relevantes referentes a, respectivamente, a presença da enzima e o ordenamento da 
monocamada. 
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Para as curvas comparativas entre sistema DMPA e DMPA e lactase obteve-se um 
espectro de referência (somente com água pura), em seguida adicionou-se DMPA, após 10 
minutos comprimiu-se a barreira até 30 mN/m e obteve-se o espectro subtraindo-se o espectro 
de referência. Posteriormente, foi adicionada a lactase, esperou-se mais 10 minutos e obteve-
se novo espectro. 
Para as curvas feitas em diferentes pressões de superfície, obteve-se o espectro de 
referência, foi espalhado DMPA à interface ar-água e após 10 minutos obteve-se um espectro 
com a barreira totalmente aberta (0mN/m). Após, comprimiu-se a monocamada até atingir-se 
a pressão de 15 mN/m e posteriormente 30 mN/m, obtendo-se os espectros de PM-IRRAS 
nessas pressões. A cuba de Langmuir foi esvaziada, limpa e em seguida o mesmo 
procedimento foi repetido, espalhando-se DMPA e posteriormente lactase na subfase aquosa 
do filme de Langmuir. 
 
3.6. Isoterma de potencial de superfície-área 
 
Para a obtenção de isoterma de potencial de superfície-área, uma placa de platina foi 
inserida no fundo da cuba de Langmuir e conectada a um capacitor de placas vibrantes (KSV-
Nima), detalhes na Figura 27, posicionado a poucos milímetros acima da interface ar-água. O 
sistema permite a medida da diferença de potencial entre a fase ar e a fase água.  
 
Figura 27 – a) Placa de platina b) Capacitor de placas vibrantes. 
O valor do potencial da interface ar-água (em torno de -200 mV) era então zerado, 
espalhava-se a solução de DMPA. Aguardavam-se 10 minutos para a evaporação do 
clorofórmio e comprimiram-se então as barreiras para a obtenção das isotermas de potencial 
de superfície-área. O mesmo procedimento foi repetido para os filmes com DMPA, mas com 
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a coadiação de 50 µL da solução de lactase. Esperaram-se 10 minutos e fazia-se novamente a 
compressão das barreiras obtendo-se então a isoterma de potencial de superfície-área a 
monocamada mista. 
 
3.7. Microscopia no ângulo de Brewster (BAM) 
 
Neste experimento, uma das barreiras móveis foi removida, de modo que a compressão 
fosse realizada apenas pela outra barreira, para acomodar os equipamentos de medição. Para 
compensar esse desbalanço, foi espalhado o dobro do volume da solução de DMPA e o dobro 
da solução de enzima foi inserido na subfase aquosa. 
Um microscópio no ângulo de Brewster (KSV-Nima), Figura 28, é posicionado em uma 
extremidade da cuba de Langmuir (a mesma da qual foi removida uma das barreiras móveis). 
O filme era então formado e mudanças na refletividade da interface eram detectadas por meio 
de uma câmera acoplada ao microscópio. 
 
Figura 28 – Microscópio o ângulo de Brewster; b) Detalhe para o caminho do feixe incidido e 
refletido. 
Inicialmente, a cuba de Langmuir foi preenchida com água e capturou-se a primeira 
imagem. Outras imagens foram capturadas para as condições de DMPA (2mN/m – pressão 
superficial mínima), DMPA (30mN/m), DMPA e lactase (30mN/m) e DMPA e lactase 
(48mN/m), sendo que após qualquer modificação nas condições, esperavam-se 10 minutos 
antes de obter-se uma imagem, para que ocorresse evaporação do solvente e difusão lateral.  
 
3.8. PM-IRRAS para os filmes LB 
 
Foram utilizados como suporte sólido dois vidros, sendo que ambos foram limpos com 
papel embebido em água e depois em clorofórmio. Em um béquer foi preparada solução de 
hidróxido de potássio em etanol, de forma que os dois vidros foram mergulhados nesta 
solução e o béquer foi imerso no sonicador por 5 minutos. Após esse período, os vidros foram 
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removidos do béquer, lavados com água e depois com clorofórmio. Essas etapas visaram 
garantir que os vidros estariam os mais limpos possíveis, livres da presença de impurezas.  
Após o processo de limpeza, para preparar o suporte sólido em que seria depositado 
DMPA, completou-se a cuba de Langmuir com água e o vidro de dimensões 25 x 43 x 1 mm 
foi acoplado ao mecanismo de deposição (mostrado na Figura 29) e submerso 20,32 mm no 
poço para deposição.  
 
Figura 29 – Mecanismo de deposição para o preparo de filmes LB. 
 
Com as barreiras móveis totalmente abertas, espalhou-se o DMPA na interface ar/água 
com a microsseringa e esperaram-se 10 minutos. Após esse tempo, as barreiras foram 
comprimidas com velocidade de 10 mm/min até a pressão de superfície de 30mN/m. Em 
seguida, o mecanismo de deposição elevou o vidro com uma velocidade de 5 mm/min até que 
ele não estivesse mais em contato com a interface ar/água. Isso correspondeu à deposição da 
primeira camada de DMPA. Após 10 minutos, o vidro submetido a imersão pelo mecanismo 
de deposição com a mesma velocidade que foi emerso e até o ponto em que chegou na 
posição que estava inicialmente. Essa correspondeu à segunda camada depositada. Após 5 
segundos, o vidro foi emerso novamente e assim sucessivamente até completarem-se 7 
camadas. Após a deposição da sétima camada, esperaram-se 10 minutos para o vidro estar 
totalmente seco e, com uma pinça foi removido do suporte, tentando não tocar a pinça na 
região em que havia ocorrido deposição. 
Para o vidro no qual foi depositado DMPA e lactase, o processo foi muito similar. As 
diferenças foram que o vidro tinha dimensões 25 x 33 x 1 mm e que após espalhar o DMPA e 
esperar 10 minutos, foi adicionada a solução de lactase com a microseringa e esperaram-se 
mais 10 minutos antes de iniciar a compressão e as posteriores deposições. 
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Os filmes de LB produzidos em suporte sólido de vidro foram caracterizados 
posteriormente por PM-IRRAS (KSV-Nima). A cuba de Langmuir era totalmente esvaziada e 
seca e o vidro contendo o filme depositado era posicionado sobre um suporte metálico (Figura 
27 a) de forma que o feixe incidente a um ângulo em relação à normal à interface de 80º 
atingisse o centro do substrato. O primeiro sinal obtido era do suporte sólido sem o filme 
depositado. Esse sinal era tratado como espectro referência e era subtraído do segundo 
espectro obtido, que era obtido do suporte com o filme LB depositado. 
 
3.9. Microbalança à cristal de quartzo para os filmes LB 
 
Após a limpeza do disco de quartzo com água e clorofórmio, mediu-se sua frequência 
inicial, em uma microbalança a cristal de quartzo (marca SRS – Stanford Research Systems e 
modelo QCM200).  O disco de quartzo (Figura 16) foi inserido no dispositivo de medição e o 
painel indicava a frequência, conforme Figura 30. 
 
Figura 30 – a) Dispositivo de medição onde o disco de quartzo era inserido; b) Painel 
indicador de frequência. 
Completou-se a cuba de Langmuir com água e o disco foi acoplado ao mecanismo de 
deposição (mostrado na Figura 29) e submerso no poço para deposição.  
Com as barreiras móveis totalmente abertas, espalhou-se o DMPA na interface ar/água 
com a microsseringa e esperaram-se 10 minutos. Após esse tempo, as barreiras foram 
comprimidas com velocidade de 10 mm/min até a pressão de superfície de 30mN/m (para os 
ensaios que envolviam DMPA e lactase, a enzima era inserida com a microseringa e 
esperavam-se mais 10 minutos antes de as barreiras serem comprimidas). Em seguida, o 
mecanismo de deposição elevou o disco com uma velocidade de 5 mm/min até que ele não 
estivesse mais em contato com a interface ar/água. Isso correspondeu à deposição da primeira 
camada. Após 10 minutos, o vidro submetido a imersão pelo mecanismo de deposição com a 
mesma velocidade que foi emerso e até o ponto em que chegou na posição que estava 
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inicialmente. Essa correspondeu à segunda camada depositada. Após 5 segundos, o vidro foi 
emerso novamente e assim sucessivamente até completarem-se o número de camadas 
desejadas. Após a deposição da última camada, esperaram-se 10 minutos para o disco estar 
totalmente seco e, com uma pinça foi removido do suporte, tentando não tocar a pinça na 
região em que havia ocorrido deposição. Foram feitos também ensaios com as barreiras 
abertas, para verificar se ocorreria deposição a partir da subfase aquosa. 
Em seguida, o disco de quartzo foi transferido para o equipamento, para ser medida a 
frequência final (após a deposição do filme LB). Com base nesta diferença de frequência, era 
possível obter-se informação da massa depositada, com base na Equação 13.  
 
3.10. Microscopia de força atômica (AFM) 
 
Para caracterização dos filmes por microscopia de força atômica, foram depositados 1 e 
7 camadas de DMPA e DMPA e lactase em suportes sólidos de mica, seguindo o 
procedimento de deposição utilizado para os substratos de vidro que foram submetidos a PM-
IRRAS.  
A dimensão dos suportes de mica utilizados era de 1 x 4 cm. Antes da deposição, 
aplicava-se fita adesiva sobre os suportes sólidos de mica para remover eventuais impurezas. 
O microscópio utilizado foi da Digital AFM- Nanoscope IIIA instrument e obtiveram-se 
imagens pelo modo de contato intermitente empregando uma frequência de 300 kHz, uma 
velocidade de varredura de 1.0 Hz. Essa medida foi realizada utilizando-se de um serviço 
oferecido pelo Instituto de Física da Universidade de São Paulo (USP). 
 
3.11. Atividade Enzimática 
 
Em cubetas de 1 mL contendo o-nitrophenyl-β-D galactoside foram adicionados 
suportes sólidos de vidro com 1 e 7 camadas de DMPA e lactase (o mesmo utilizado para PM-
IRRAS dos filmes LB e um com 1 camada feito posteriormente). Foram analisados os tempos 
de indução (tempo necessário para que comece a aumentar a absorbância em 450 nm), a 
atividade enzimática (a variação da absorbância em 450 nm por minuto) a porcentagem em 
relação ao meio homogêneo (contendo apenas a enzima lactase) e a porcentagem de retenção 
de atividade após 20 dias. Para isso, utilizou-se um espectrofotômetro na região do UV-vis 
(USB2000+ Miniataure Fiber Optic Spectrometer), de acordo com metodologia da literatura 
[59]. 
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3.12. Espectroscopia de Fluorescência 
 
Foi feita a comparação em filmes LB de DMPA e lactase com 1 e 7 camadas 
depositadas (o mesmo utilizado para PM-IRRAS dos filmes LB e um com 1 camada feito 
posteriormente). Para isso utilizou-se um espectrofluorímetro da Shimadzu (modelo RF-
5301PC). 
O feixe era incidido diretamente sobre os filmes em um comprimento de onda de 285 
nm e o espectro de emissão era obtido. 
 
4. Resultados e Discussão 
 
4.1. Isotermas pressão superficial-área (π-A) e ciclos de compressão-
descompressão para a solução de DMPA e para a solução de DMPA com 
lactase adsorvida 
 
A Figura 31 indica que para todos os volumes utilizados de solução de DMPA o 
comportamento da isoterma π-A foi semelhante. Entretanto, a curva em que foram usados 20 
µL é a que melhor apresenta uma definição de transição de fases (patamar em torno de 6 
mN/m) e, portanto, este volume foi padronizado a partir desse experimento. Na Figura 32 é 
possível observar a curva para o volume selecionado bem como a descriminação de suas 
fases. O perfil da isoterma para o DMPA está muito semelhante a outro relatado na literatura 
[64]. O estado gasoso se apresenta em altas áreas moleculares e com pressão superficial 
próxima de zero. Entre 70 e 60 Å2/molécula a monocamada se apresenta no estado líquido-
expandido, atingindo um platô entre 60 e 45 Å2/molécula, que caracteriza a transição entre os 
estados líquido-expandido e líquido-condensado da monocamada. Após essa transição, 
posterior compressão do filme, leva a monocamada a um estado de baixa compressibilidade 
(líquido-condensado) e ao atingir pressões entre 50 e 60 mN/m a estrutura monomolecular do 
filme se desfaz, atingindo o colapso do filme. 
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Figura 31 - Isotermas π-A para monocamadas de DMPA para diferentes volumes de 
solução. 
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Figura 32- Isoterma π-A para monocamadas de DMPA para o volume de 20 µL de 
solução e respectivas fases. 
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 Ao se adicionar a lactase à subfase aquosa, observou-se que para os volumes de 5, 10 e 
15 µL não houve grandes diferenças na isoterma quando comparados com a da solução de 
DMPA pura, como se ilustra na Figura 33. Pode-se observar, entretanto, que em todas as 
isotermas que representam sistemas nos quais há lactase, a diferenciação entre os estados de 
agregação gasoso e líquido expandido não é tão clara quando comparada com a isoterma que 
representa o sistema apenas com DMPA. 
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Figura 33 - Isoterma π-A para monocamadas de DMPA e para os volumes de 5, 10 e 15 
µL (solução estoque de 0,5 mg/mL) de solução de lactase adicionados à subfase aquosa. 
  Dada essa grande similaridade, foi feito outro experimento utilizando-se de volumes 
maiores de solução de lactase, visando obter maiores diferenças na isoterma. Utilizaram-se, 
portanto, 30, 50 e 80 µL de solução de lactase, como podem ser visto na Figura 34. 
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Figura 34 - Isoterma π-A para monocamadas de DMPA e para os volumes de 30, 50 e 
80 µL (solução estoque de 0,5 mg/mL) de solução de lactase adicionados à subfase aquosa. 
 Pode-se observar que quanto mais lactase adiciona-se ao sistema, maiores valores de 
pressão de superfície para a mesma área molecular média. Isso acarreta a um deslocamento 
das isotermas para áreas moleculares maiores para uma dada pressão. Esse efeito é devido à 
expansão da monocamada e pode estar associada à penetração da enzima no filme lipídico. 
Outro fator observado é que sistemas com lactase colapsaram em maiores valores de pressão 
de superfície. Foi escolhido o volume de 50 µL de solução de lactase para ser utilizado, uma 
vez que este já produz uma diferença perceptível em termos de isoterma π-A quando 
comparado ao DMPA isoladamente. 
 Na sequência, obtiveram-se curvas de compressão-descompressão do DMPA e do 
DMPA com lactase adsorvida. O resultado pode ser observado na Figura 35. 
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Figura 35 - Curvas de compressão-descompressão π-A para monocamadas de DMPA e 
com 50 µL de solução de lactase adicionados à subfase aquosa. 
 Observa-se que o deslocamento para maiores valores de pressão de superfície 
manteve-se para a curva em que está presente lactase, quando comparada à que contém 
apenas DMPA. Pode-se considerar ainda que a variação nos ciclos de compressão-
descompressão das barreiras móveis tanto para o sistema apenas contendo o fosfolipídio 
quanto para o sistema contendo o fosfolipídio e a enzima não é muito ampla. Isso indica que 
não há formação significativa de agregados de fosfolipídio ou de fosfolipídio-enzima ao longo 
de sucessivas diminuições e aumentos na área molecular média, o que pode ser entendido 
como uma relativa estabilidade do sistema e a ausência de histereses. 
 
4.2. PM-IRRAS para filmes de Langmuir 
 
As Figura 36 e Figura 37 representam o PM-IRRAS para o DMPA e para o DMPA com 
lactase em diferentes regiões do espectro. Pode-se observar nas Figura 36 e Figura 37 a), 
alguns picos principais: 1460 cm-1, associado ao dobramento angular de -CH2-; 1580 cm
-1 e 
1700 cm-1, associados ao dobramento angular da água e 1750 cm-1, associado à carbonila do 
DMPA. No sistema que apresenta lactase, é possível identificar alguns picos diferentes, 
relativos à presença da enzima: 1526 cm-1, relacionado à amida II (dobramento angular do C-
N); 1633 cm-1, relativo à β-folha antiparalela relativo à amida I (estiramento da carbonila), o 
que está coerente com valores reportados na literatura [65] [16]. O pico de 1750 cm-1, pico 
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que se divide em dois, o que pode ser indicativo de interações entre o DMPA e a enzima. É 
importante ressaltar que esses picos evidenciam a presença da enzima e sua incorporação ao 
filme. 
Nas Figura 36 e Figura 37 b), observam-se dois picos principais: um em torno de 2850 
cm-1, associado ao estiramento simétrico do -CH2- e um em 2920 cm
-1, associado ao 
estiramento assimétrico do -CH2-. A partir das intensidades relativas, pode ser calculado um 
parâmetro chamado fator de ordem, cujo valor indica a ordem do filme de Langmuir 
produzido. Este fator é calculado dividindo-se a intensidade do sinal associado a vibração 
assimétrica pela intensidade do sinal associado à vibração simétrica do -CH2- [66]. Na pressão 
de superfície de 30 mN/m o fator de ordem para o filme de DMPA puro é de 1,06, enquanto 
que para o DMPA com lactase, esse valor passa a ser de 0,57. De maneira geral, a estrutura 
básica das curvas obtidas para o PM-IRRAS está de acordo com outros trabalhos presentes na 
literatura [67] [68]. A literatura mostra alguns exemplos em que a presença de determinada 
enzima diminui o fator de ordem de um filme de DMPA [1]. 
Isso é um indicativo de que a lactase diminui o parâmetro de ordem do filme e tal 
diminuição pode ser explicada pensando-se em termos do volume ocupado pela enzima no 
filme formado. Ela preencherá as regiões entre as moléculas de DMPA e à medida que as 
barreiras comprimem o filme, a enzima exerce pressão no sentido das moléculas de DMPA, 
aumentando assim a fluidez molecular e intensificando as intensidades relativas dos 
estiramentos simétricas. Pode-se propor que ocorreu um rearranjo no filme com lactase à 
medida em que a pressão superficial aumentou: até a pressão de 15 mN/m houve um aumento 
da ordem e em 30 mN/m esta diminuiu, o que pode ser resultado de um rearranjo que ocorreu 
devido ao aumento da pressão.  
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Figura 36- Espectros de PM-IRRAS para monocamadas de DMPA em diferentes 
pressões de superfície; (a) – Região de 1400-1800 cm-1; (b) - Região de 2800-3000 cm-1. 
 
 
Figura 37- Espectros de PM-IRRAS para monocamadas mistas de DMPA e lactase em 
diferentes pressões de superfície; (a) – Região de 1400-1800 cm-1; (b) - Região de 2800-3000 
cm-1. 
Pode-se observar na Figura 38 a comparação entre o PM-IRRAS para o DMPA e para o 
DMPA e lactase na pressão de 30mN/m. Observa-se uma alteração das bandas, em termos de 
posição e intensidade relativa devido à interação enzima-lipídio. 
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Figura 38- Espectros de PM-IRRAS comparativo para monocamadas de DMPA e 
DMPA-lactase em diferentes pressões de superfície; (a) – Região de 1400-1800 cm-1; (b) - 
Região de 2800-3000 cm-1. 
 
4.3. Isoterma de potencial de superfície-área  
 
O resultado para a análise de potencial de superfície encontra-se na Figura 39.  
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Figura 39- Isotermas de Potencial de superfície-área para filmes de Langmuir de DMPA 
e DMPA e lactase 
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Analisando as duas curvas, pode-se verificar que há um aumento de potencial com a 
presença da lactase, como efeito da expansão do filme, bem como a incorporação da enzima 
ao filme de Langmuir produzido. Isso ocorre devido à reordenação dos momentos de dipolo 
do DMPA, reorganização das moléculas de água na subfase que interagem com o filme e a 
contribuição dos dipolos da própria molécula de lactase. Esse resultado indica que a 
incorporação da lactase ao filme altera o ambiente elétrico da interface ar-água.  
 
4.4. Microscopia no ângulo de Brewster (BAM) 
 
Na Figura 40 pode-se observar que não há grande diferença em termos de imagens para 
todos os testes realizados, o que indica que na pressão de superfície de 30 mN/m (a pressão na 
qual as deposições para preparação de filmes de LB) tanto os filmes contendo apenas DMPA 
quanto os que contém DMPA e lactase não apresentam formações de agregados, o que 
indicam homogeneidade dos filmes. 
 
Figura 40 - Microscopia no ângulo de Brewster; a) água b) DMPA 2 mN/m c) DMPA 
30 mN/M (d) DMPA e lactase 30 mN/m e) DMPA e lactase 48 mN/m. Imagem a 3600 x 4000 
µm. 
Pode-se analisar ainda que mesmo em pressões de superfície mais elevadas, como em 
48 mN/m, não ocorreram agregações, o que indica que o filme produzido apresenta relativa 
estabilidade em termos estruturais.  
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É interessante observar que as três faixas escuras observadas na Figura 40 b) e c) devem 
ser atribuídas à efeitos ópticos da técnica/equipamento e não à formação de agregados 
lipídicos, uma vez que estes últimos apresentam um padrão característico de fractal [2]. 
 
4.5. Filmes LB: Transferência e PM-IRRAS 
 
Na Tabela 2, apresentam-se os valores de TR (taxa de transferência). Quanto mais 
próximo de 1, mais eficiente a deposição. Para os filmes contendo a enzima, esses valores 
foram mais próximos da unidade, o que pode indicar que a presença da enzima impacta de 
forma positiva no processo de deposição. 
 
Tabela 2 - TR para as deposições de DMPA e DMPA com lactase nos filmes produzidos para 
análise de PM-IRRAS 
Camada 
TR 
DMPA 
DMPA e 
lactase 
1 1.135 0.998 
2 0.837 0.774 
3 0.882 0.794 
4 0.644 0.967 
5 -0.002 0.627 
6 0.289 0.779 
7 0.504 0.492 
Média 0.613 0.776 
 
Por meio da análise da Figura 41 e Figura 42 é possível verificar que a presença da 
enzima nos filmes LB preparados devido aos diferentes espectros obtidos. Na região de 1400-
1800 cm-1, podemos observar alguns picos característicos: 1460 cm-1, associado ao 
dobramento angular de -CH2-; 1580 cm-1 e 1700 cm
-1, associados ao dobramento angular da 
água e 1750 cm-1, associado à carbonila do DMPA. No sistema que apresenta lactase, é 
possível identificar alguns picos diferentes, relativos à presença da enzima: 1526 cm-1, 
relacionado à amida II (C-N); 1633 cm-1, relativo à β-folha antiparalela, o que está coerente 
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com valores reportados na literatura [65]. O pico de 1750 cm-1, que está mais deslocado para 
valores menores de número de onda na presença da lactase, pode ser indicativo de interações 
entre o DMPA e a enzima. É importante ressaltar que esses picos evidenciam a presença da 
enzima e sua incorporação ao filme. 
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Figura 41- PM-IRRAS para filmes LB de DMPA e DMPA com Lactase de 7 camadas 
na região de 1400 a 1800 cm-1. 
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Figura 42- PM-IRRAS para filmes LB de DMPA e DMPA com Lactase de 7 camadas na 
região de 2800 a 3000 cm-1 
Na Figura 42, observam-se dois picos principais: um em torno de 2850 cm-1, associado 
à vibração -CH2- simétrica e um em 2920 cm
-1, associado à vibração -CH2- assimétrica. O 
fator de ordem para o filme LB de DMPA é 1,48, enquanto que o fato de ordem para o filme 
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contendo DMPA e enzima é 2,48. Isso é um indicativo de que a presença da enzima no filme 
LB estabiliza o sistema. 
 
4.6. Filmes LB: Microscopia de força atômica (AFM) 
 
A Tabela 3 relaciona o TR para os filmes produzidos e pode observar-se que para os 
filmes de 7 camadas, o valor para o filme que contém lactase é superior ao valor do filme que 
contém apenas o fosfolipídio. Isso foi observado também nos filmes LB produzidos para o 
ensaio de PM-IRRAS e pode indicar propriedades mais eficientes de deposição nos filmes 
contendo DMPA e lactase, ou seja, isso poderia ser um indicativo de que a presença da 
enzima estaria estabilizando a deposição do filme. 
 
Tabela 3 - TR para os filmes de DMPA e DMPA com lactase de 1 e 7 camadas. 
Camada 
TR 
DMPA  DMPA 
DMPA 
com 
lactase 
DMPA 
com 
lactase 
1 1.492 1.430 1.259 1.367 
2 - 0.644 - 0.950 
3 - 0.890 - 1.006 
4 - 0.030 - 0.903 
5 - 0.793 - 0.978 
6 - -0.466 - 0.782 
7 - 0.936 - 0.889 
Média  1.492 0.608 1.259 0.982 
 
 
As Figura 43, Figura 44 e Figura 45 mostram os resultados para a análise de AFM dos 
filmes LB produzidos.  
O filme LB de DMPA com 1 camada estava liso de tal forma que não se obteve 
contraste suficiente, portanto, não há Figura mostrando o seu resultado. Isso indica que o 
filme estava com grande homogeneidade.  
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Comparando-se as Figura 43 e Figura 45, observamos que para os filmes de 7 camadas, 
o filme contendo a enzima apresenta uma distribuição de alturas menor (até 8 nm), enquanto 
que o filme apenas com o fosfolipídio apresenta maior variação em sua altura (até 30 nm). 
Isso pode indicar que a enzima auxilia em uma maior compactação das camadas depositadas, 
por meio de interações eletrostáticas atrativas com o DMPA. 
Em relação à Figura 44, o filme que ela representa apresentou uma maior altura em 
relação ao filme de apenas uma camada com DMPA. Isso pode ser explicado devido à 
presença da enzima, que estaria acrescentando volume ao filme, tornando-o mais alto em 
relação ao filme contendo apenas DMPA. Apresentou também uma altura inferior a ambos os 
filmes contendo 7 camadas, o que é explicado pela própria quantidade de camadas 
depositadas: quanto mais camadas, maior será sua rugosidade. 
 
 
Figura 43 – Imagens de Microscopia de força atômica para filme LB de DMPA com 7 
camadas. 
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Figura 44- Imagens de Microscopia de força atômica para filme LB de DMPA com 
lactase com 1 camada. 
 
 
Figura 45 - Imagens de Microscopia de força atômica para filme LB de DMPA com 
lactase com 7 camada. 
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4.7. Microbalança à cristal de quartzo (QCM)  
 
Na Tabela 4 observam-se dados obtidos com a variação na frequência de vibração que 
fornece a variação na massa (Equação 13). Nos filmes produzidos com a barreira aberta os 
valores para variação de massa são muito baixos comparado aos valores obtidos para os 
filmes produzidos com a barreira fechada na pressão de 30 mN/m, portanto, pode-se 
considerar que com as barreiras abertas não há deposição de material considerável. Esta 
constatação é importante, pois permite assumir que não há deposição apreciável feita a partir 
da subfase aquosa, apenas da interface ar-água. 
 
Tabela 4-Dados obtidos a partir de QCM 
Tipo de Filme  
DMPA e Lactase 
(deposição com barreiras 
abertas) 
DMPA DMPA e Lactase 
Camadas depositadas 1 7 1 3 7 1 3 5 7 
Frequência Inicial- Fi (Hz) 5007100 5007081 5007113 5007113 5007113 5007096 5007096 5007096 5007096 
Frequência Final- Ff(Hz) 5007097 5007092 5007079 5007011 5006854 5007072 5007011 5006958 5006897 
Δf (Hz) -3 11 -34 -102 -259 -24 -85 -138 -199 
Δm (µg) 0.053 -0.194 0.601 1.802 4.576 0.424 1.502 2.438 3.516 
TR 1ª Camada 0.793 0.565 1.066 1.066 1.066 1.223 1.223 1.223 1.223 
TR 2ª Camada - -0.607 - 0.754 0.754 - -0.026 -0.026 -0.026 
TR 3ª Camada - 0.502 - 0.962 0.962 - 1.119 1.119 1.119 
TR 4ª Camada - -0.68 - - 1.043 - - 0.004 0.004 
TR 5ª Camada - 0.478 - - 1.011 - - 0.936 0.936 
TR 6ª Camada - -0.715 - - 1.155 - - - 0.060 
TR 7ª Camada - 0.525 - - 1.231 - - - 1.130 
Média dos TR 0.793 0.010 1.066 0.927 1.032 1.223 0.772 0.651 0.635 
Soma dos TR 0.793 0.068 1.066 2.782 7.222 1.223 2.316 3.256 4.446 
 
 
Pode-se ainda observar que em termos do TR para os filmes com DMPA, em cada 
camada produzida o valor obtido era próximo a 1, o que pode ser constatado a partir do valor 
da soma dos TR, que resulta em um número próximo ao número programado de camadas a 
serem depositadas. Entretanto, para os filmes contendo DMPA e Lactase, o valor de TR era 
próximo de 1 apenas nas etapas de imersão do filme (número ímpar da camada depositada), 
enquanto que na emersão (número par da camada depositada), os valores são muito próximos 
a zero, o que indica que não ocorria deposição das camadas pares. Pode-se constatar isso com 
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a soma dos TR para os filmes de DMPA e Lactase, onde o valor obtido difere 
consideravelmente do valor programado de camadas.  
A Figura 46 ilustra as conclusões principais da análise por QCM, sendo que para o filme 
de DMPA e Lactase, o número de camadas considerado foi calculado por aproximação ao 
número da soma dos TR visto na Tabela 4, uma vez que o número programado de camadas 
não representa a real condição da deposição, como já discutido. Obtiveram-se as equações das 
retas, que mostraram que a inclinação para os filmes que continham Lactase foi maior que 
para os filmes que continham apenas DMPA, uma vez que os primeiros apresentavam mais 
material devido à presença da enzima. O coeficiente de correlação para as retas, que se 
mostrou muito próximo da unidade, indica uma correlação efetiva entre a variação da massa e 
o número de camadas depositada. 
 
 
Figura 46- Variação da massa em função do número de camadas depositadas para os 
filmes LB de DMPA e DMPA e Lactase em função do número de camadas 
 
4.8. Espectroscopia de Fluorescência dos filmes LB 
 
Tanto para o filme LB com 1 camada quanto para o filme com 7 camadas de DMPA e 
lactase, é possível confirmar a presença da enzima pelo espectro de fluorescência gerado a 
partir deles, expresso na Figura 47. A emissão se dá com máximo em 317 nm devido à 
fluorescência dos resíduos triptofano em resíduos de aminoácidos da enzima. É possível ainda 
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estabelecer que no filme contendo 7 camadas há maior quantidade de enzima do que no filme 
contendo apenas 1 camada, devido à intensidade maior do pico (razão das intensidades 
máximas de 4,18). 
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Figura 47 - Espectro de fluorescência obtidos utilizando-se os filmes com DMPA e lactase. 
Incidência em 285 nm. 
 
4.9. Atividade Enzimática dos filmes LB 
 
Na Tabela 5 pode-se observar que o filme com 1 camada apresenta um tempo de 
indução menor que o filme com 7 camadas e este, por sua vez, apresenta um tempo de 
indução menor que o meio homogêneo. O tempo de indução é o tempo necessário para que 
comece a aumentar a absorbância no comprimento de onda especificado (relacionado ao 
comprimento de onda que o produto da reação enzimática absorve radiação), logo, é natural 
que o filme que contém mais camadas tenha mais enzimas e, tendo maior quantidade destas, o 
substrato entrará mais rapidamente em contato com o sítio ativo das enzimas, gerando mais 
rapidamente o produto e assim, a absorbância irá aumentar devido ao aumento de quantidade 
do produto. O meio homogêneo, pelo mesmo motivo, terá um tempo de indução menor ainda, 
pois tem mais enzimas presentes [67] [64]. 
Em termos de variação de absorbância no comprimento de onda específico, podemos 
entender que a atividade enzimática é maior no filme com 7 camadas do que no filme de 1 
camada porque este terá maior quantidade de enzimas, a reação ocorrerá mais rapidamente, o 
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produto será produzido mais rapidamente e a absorbância também aumentará mais 
rapidamente. Comparados ao meio homogêneo, o filme de 7 camadas é superior ao filme de 1 
camada, o que já seria esperado devido ao maior número de camadas contendo enzimas.  
Analisando a retenção da atividade enzimática após 20 dias, observa-se que tanto o 
filme de 7 camadas quanto o filme de 1 camada apresentaram maiores porcentagens que o 
meio homogêneo. Isso indica que a enzima livre perde atividade em menos tempo do que a 
enzima imobilizada no filme, não importando quantas camadas de filme há, uma vez que a 
diferença entre a retenção de atividade entre os filmes é de apenas 1%. Imaginando-se que um 
sensor venha a ser desenvolvido utilizando-se esta tecnologia, esse dado é de grande interesse 
em termos de vida útil do sensor. 
 
Tabela 5 - Atividade enzimática dos filmes produzidos 
 
Sistema 
Tempo de 
Indução 
(min) 
Atividade 
enzimática 
(Abs450nm/min) 
Comparação ao 
meio homogêneo 
Retenção da 
atividade após 
20 dias 
Filme LB (1 camada) 7  1 47  2 x 10-3 70 % 85% 
Filme LB (7 camadas) 4  1 56  2 x 10-3 84% 86% 
Homogêneo 
(1 µg/mL da enzima) 
2  1 67  2 x 10-3 100 % 53% 
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5. Conclusões  
 
Os resultados mostram que a enzima lactase é capaz de adsorver em filmes lipídicos de 
DMPA na interface ar-água mudando suas propriedades termodinâmicas e elétricas. A 
incorporação da enzima expande as monocamadas, aumenta a compressibilidade e aumenta 
seu potencial de superfície. No entanto, filmes mistos apresentam um padrão morfológico 
homogêneo assim como para a monocamada de lipídio puro. Dados de espectroscopia 
vibracional mostraram que a enzima mantém sua estrutura secundária ao ser incorporada à 
monocamada. Filmes mistos de enzima e DMPA puderam ser transferidos a suportes sólidos 
como filmes LB e a presença da enzima pôde ser comprovada por espectroscopia de 
fluorescência, espectroscopia no infravermelho e microbalança a cristal de quartzo. 
Microscopia de força atômica mostrou um padrão heterogêneo do filme misto, o que pode 
afetar suas propriedades catalíticas. A atividade enzimática pôde ser estimada e mostrou ser 
menor em relação ao meio homogêneo devido a uma menor mobilidade da enzima e, 
portanto, uma cinética de acesso da lactose ao sítio catalítico desfavorecida. No entanto, a 
atividade enzimática se conservou melhor no filme LB do que no meio homogêneo, o que 
pode ser promissor para a construção de futuros biossensores com melhor performance de 
sensoriamento.   
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